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NCREs  can  be  active  or  inactive  elements,  depending  on  their  interactions  with 
proteins  and  promoter  sequences  present  in  its  genomic  environment.  These 





of  these  regions have been  found  to be  in  the vicinity of  important morphogenetic 
genes, with essential functions during development (Sandelin et al., 2004; Woolfe et 
al.,  2005).  Additionally,  functional  studies  have  reported  that  a  large  proportion  of 
the NCREs contain either enhancer o silencer elements that regulate the expression 
of developmental genes in specific domains of the embryo (Gomez Skarmeta, 2009). 
These  findings  indicate  that  the  regulatory  elements  hidden  in  the  non‐coding 
genome play an essential role in gene expression regulation during development.  
In this work, I have focussed in the identification of NCREs found in the landscape of a 





Enhancers  are  major  determinants  of  differential  spatio‐temporal  expression.  In 
other words, they determine where and when a gene promoter will be used, and how 
much  of  the  gene  product  will  be  synthesized.  Each  of  these  regulatory  elements 
interact physically with a specific gene promoter to control the efficiency and rate of 
transcription; they can be specific for one gene or for a group of genes. Additionally, 







are  represented  as  rectangular  boxes  along  the  DNA  sequence  (black  line)  of  tow  different 
species:  zebrafish  (Danio  rerio)  and  mouse  (Mus  musculus).  The  enhancers  are  distributed 






to  enhancer  or  promoter  regions,  activating  or  repressing  the  synthesis  of  mRNA 
from  a  particular  gene.  Transcription  factors  (TFs)  include  three  major  protein 
domains:  the DNA‐binding  domain  that  recognizes  a  specific  sequence  in  the DNA, 
the  trans‐activating  domain  that  activates  or  represses  transcription  and  finally  a 
protein‐protein  interaction domain that allows the transcription factor activity to be 
modulated  by  other  TFs  and  proteins.  TFs within  the  same  family  share  a  common 
framework in their DNA binding sites (Graf and Enver, 2009).  
Interestingly,  one  TF  can  bind  to  different  enhancers  activating  the  expression  of 
different genes  in different cell  types.  In  this  sense,  it  is  the combination of  several 








Figure  2.  Transcription  factors  regulate  gene  expression  through  enhancer 
activation/inactivation. Gene A transcribes a transcription factor (TF‐A). TF‐A turns on genes B, C 
and  D  in  a  particular  order.  Gene  D  also  encodes  a  transcription  factor,  TF‐D.  Later  on  in 
development, TF‐A together with TF‐D is necessary to stop the expression of gene B. 
 





H2A  and H2B).  The N‐terminal  tails  of  core  histones  are  highly  conserved  between 
species and can be subjected to post‐translational modifications, such as methylation, 




in  the  histone  tails.  In  fact,  the  localization  of  histone  modification  marks  usually 













enhancer‐TFs  and  the  RNA  polymerase  II  transcription  initiation  protein  complex  (RNAP  II)  are 
required  during  gene  transcription.  For  gene  expression  activation,  chromatin  must  change  its 
conformation  from  a  compact  fiber  (heterochromatin)  to  an  open  fiber  (euchromatin),  which 
allows  proteins  and  enhancers  to  access  the  gene  promoter  (red).  During  gene  expression 
initiation, enhancers (green) marked with H3K4me1 (purple circle) and H3K27ac (yellow circle) are 










only  the  regulation  of  specific  developmental  genes,  but  also  uncovering  new 
developmental functions associated to hidden elements in the genome. 
Enhancer‐screenings  can  also  contribute  to  the  localization  of  regulatory  regions 
controlling  the  activity  of  genes  associated with  human  hereditary  diseases,  which 




role during eye morphogenesis  in  fish  (Martinez‐Morales et al.,  2009) and has been 
associated with human craniofacial hereditary diseases and schizophrenia (Box 1). We 
have performed an enhancer screening  in the opo  locus  to  investigate  its regulation 






Box 1: opo and human disease 
 
Opo is a highly conserved developmental gene present in a single copy in 
vertebrate genomes. Its human ortholog (ofcc1) is located at the distal region of 
chromosome 6p (6p23.4), in a syntenic gene desert of approximately 2 
Megabases (Mb). This locus represents only 2% of the chromosome, however it 
contains 23% of all its non-coding cis-regulatory elements, which may suggest the 
existence of complex regulatory logic in the region. 
The opo locus in humans is associated with hereditary congenital diseases. 
Breakpoint mutations in patients with orofacial cleft syndrome have been 
associated with ofcc1 (Davies et al., 2004). This congenital craniofacial defect is 
characterized by a deficient development of the palate that leads to the formation 
of clefts in both the lip and palate (Davies et al., 2004). Additionally, it has been 
shown that several genetic markers localized in the ofcc1 region are associated to 
schizophrenia (Straub et al., 2002). Finally, patients with Tourette syndrome, a 
common neuro-developmental disorder, revealed the presence of a novel variant 






The  developing  brain  can  be  subdivided  into  three  anatomically  distinct  areas:  the 
forebrain,  the  midbrain  and  the  hindbrain.  The  eyes  originate  from  a  specialized 
region of the forebrain called the eye field (Adelmann, 1929). 
The  eye  field  is  composed  of 
neuroepithelial  cells  that  adhere  each 
other through cell‐cell  junctions forming 
sheets  (Figure  4).  These  cells  have 
apical‐basal  polarity  defined  by  distinct 
'apical',  'lateral'  and  'basal'  plasma 
membrane  domains.  The  apical 
membrane  of  the  epithelial  cells  faces 
the future ventricular surface, the lateral 
membrane  connect  the  neighboring 
cells and the basal membrane attach the 
cells to the basement membrane, which 
is  a  thin  sheet  of  extracellular  matrix 
proteins  that  separates  the  epithelial 
sheet  from underlying  cells  (Bryant  and 
Mostov,  2008).  Normally  epithelial 
sheets form cavities and surfaces during 
development  along  the  animal  body  by 
evagination  and  invagination 
mechanisms (Figure 4). 
The  neuroepithelial  cells  from  the  eye  field  interact  with  the  surrounding  surface 




Each  optic  vesicle  then  invaginates  at  its  distal  portion  to  form  the  optic  cup  (see 
figure  5‐B  and  C),  with  the  presumptive  neural  retina  (NR)  and  retinal  pigmented 
epithelium (RPE) forming the inner and outer walls. The most proximal part develops 
into  the  optic  stalk,  which  is  the  structure  that  connects  the  optic  vesicle  to  the 
Figure 4. Evagination and 
invagination processes of an 
epithelial sheet of cells during 








also  invaginates  and  develops  into  the  lens  vesicle,  while  the  rest  of  the  surface 
ectoderm  near  the  lens  becomes  the  corneal  epithelium.  Following  these 
morphogenetic  events,  the  RPE  and  NR  cells  become  specified  and  also  spatially 
organized (Hilfer, 1983; Chuang and Raymond, 2002; Fuhrmann, 2010).  
 










at  its distal part,  the RPE  (blue), which covers  the NR, at  its proximal part;  the optic  stalk  (dark 





After  the  extension  of  the  embryonic  body  axis,  by  the  convergence‐extension 
movements,  the  neural  plate  appears  as  a  regionalized  tissue,  whit  the  eye  field 








expressed  in  a  dynamic,  overlapping  pattern  in  the  presumptive  eye  field  (Graw, 
2010).  
Also  expressed  in  the  eye  field  Sonic  hedgehog  (Shh)  is  a  ligand  of  the  hedgehog 
signaling  pathway,  which  plays  a  key  role  in  the  regulation  of  the  tissue  growth 
during  organogenesis.  The  Shh  ligand  and  the  TF  Six3  are main  players  during  the 
splitting of the eye field  in two optic vesicles  (Geng et al., 2008). Geng et al.  (2008) 
showed  that  Six3  regulates  Shh.  The  loss  of  either  Six3  or  Shh  leads  to 
holoprosencephaly  with  cyclopia  in  zebrafish  embryos.  Thus  showing  that  without 
these  genes  expression  the  splitting  of  the  eye  field  into  two  optic  vesicles  gets 
compromised (Geng et al., 2008).  
However, eye filed splitting is a complex process that depends also on the interaction 
between  several  signaling  pathways  and  tissues.    The  eye  field  is  surrounded  by 




al.,  1999).  Previous  studies  reveled  that  the  removal  of  the  prechordal  plate 
mesoderm, which is specified by One eye pinhead gene (Schier et al., 1997), led to the 





Optic  vesicle  emergence  is  a  conserved  process  among  vertebrates  with  many 
common  features  amongst  species.  Teleosts  are,  however,  an  exception;  as  in  this 







In  both,  mammals  and  teleosts,  the  optic  vesicle  formation  requires  coordinated 
changes in cell shape and in cellular behavior, the retinal homeodomain transcription 
factor Rx/RAX is known to modulated these cell behavior (Rembold et al., 2006). 
Previous  work  in  medaka  and  zebrafish  revealed  that  rx3  is  essential  optic  vesicle 
evagination (Winkler et al., 2000; Loosli et al., 2003; Stigloher et al., 2006); Figure 5‐
A).  Additionally,  Rx/RAX  controls  neuroepithelial  cells movements  by  activating  the 
non‐canonical Wnt signaling pathway, which have been  involved  in the speciﬁcation 
of  the  eye  ﬁeld  in  vertebrates  (Cavodeassi  et  al.,  2005;  Martinez‐Morales  and 
Wittbrodt,  2009).  Finally,  there  is  evidence  also  from  zebrafish,  showing  that  Rx 
regulates  cell  proliferation  during  optic  vesicle  evagination  (Stigloher  et  al.,  2006; 
Fuhrmann,  2010).  These  results  indicate  the  Rx  expression  is  essential  for  eye  field 
specification and the subsequent evagination of the optic vesicles. 
After  evagination,  neuroepithelial  cells  are  still  morphologically  and  molecularly 














the  LIM  homeobox  transcription  factor  Lhx2, which  is  the  earliest  patterning  gene 
known  for  the  optic  vesicle  (Fuhrmann,  2010).  This  gene  is  responsible  for  the 
specification  of  both  the  RPE  and  the  NR  (Yun  et  al.,  2009).  It  activates  the  bHLH 
transcription factor Mitf  in presumptive RPE and the homeobox transcription factor 
Vsx2 in the presumptive NR (Burmeister et al., 1996; Green et al., 2003). Initially, mitf 




subsequently  downregulated  at  the  distal  domain  of  the  optic  vesicles, where  vsx2 
expression  is  initiated  (Nguyen  and  Arnheiter,  2000).  The  proximal  domain  of  the 
optic  vesicle, which  connects  the  optic  vesicles  to  forebrain,  expresses pax2 and  is 
thus  specified  into optic  stalk. Previous experiments with pax2‐/‐ mice  revealed  that 
the  interaction between Pax2  and Pax6  is  responsible  for  the  establishment  of  the 





of  the  specification  of  the  optic  vesicle  into  NR  and  RPE  (Esteve  and  Bovolenta, 




Figure  6.  Optic  vesicle  patterning.  In  the  unpatterned  optic  vesicle,  neuroepithelial  cells  are 
indistinguishable  and  express  a  common  set  of  transcription  factors.  In  the  patterned  optic 
vesicle, activins and BMP signals  from the periocular mesenchyme promote  the RPE  fate  (blue), 
and  FGF  signals  from  the  lens  activate  NR  identity  (green).  Vsx2  expression  in  the  distal  optic 













and  is eventually downregulated as  the presumptive NR pattern emerge  (Martinez‐
Morales et al., 2001; Martinez‐Morales et al., 2004).  
Signaling  molecules  secreted  by  the  periocular  mesenchyme  are  required  for mitf 
expression during the early patterning of the RPE. 
Experiments  in  chick  embryos  showed  that  the  TGFb  family  member  activin  A, 
expressed  in  the  extraocular  mesenchyme,  contributes  to  the  specification  of  the 
RPE  (Feijen  et  al.,  1994).  Chick  optic  vesicle  explants  cultured  separated  from  the 
surrounding  mesenchyme  lose  the  expression  of  RPE  markers  and  specific  NR 
markers  appear  up‐regulated  (Fuhrmann  et  al.,  2000). Moreover,  these  phenotypic 





optic  vesicles  (Dudley  and  Robertson,  1997).  Previous  studies  in  chick  embryos 
showed  that  the  overexpression  of  the  BMP  antagonist  Noggin  causes  severe 
alterations  in the ventral optic cup,  including the loss of expression of RPE markers, 
which are then substituted by optic stalk markers (Adler and Belecky‐Adams, 2002). 







cells  at  later  stages.  Vsx2  is  the  first  TF  expressed  in  the  presumptive  NR,  in  all 
undifferentiated retinal progenitor cells (RPCs). At this stage its required to maintain 
RPCs  in  a  multipotent  state  (Vitorino  et  al.,  2009).  As  development  proceeds,  the 







and  vsx2  mutant  mice  (ocular  retardation  mutant  ‐  orJ)  also  show  this  phenotype 
(Truslove,  1962;  Osipov  and  Vakhrusheva,  1983;  Burmeister  et  al.,  1996).  In  these 
mutants the retinal cells proliferation was decrease and the RPE differentiation genes 
were up  regulated. Additionally,  in vsx2  knock‐down zebrafish  embryos,  it was  also 
observed  malformations  and  morphological  defects  in  early  stages  of  eye 
development (Barabino et al., 1997). These findings indicate that Vsx2 is necessary for 
NR patterning. 
During  presumptive  NR  specification,  signaling molecules  derived  from  extraocular 
tissues  regulate  vsx2  expression  within  the  optic  vesicles.  Previous  studies  have 
shown that FGF signaling, emanating from the presumptive lens ectoderm, activates 
vsx2  (Vogel‐Hopker  et  al.,  2000).  The  genetic  interaction  between  FGF  and  vsx2  is 
essential for retina patterning in the distal optic vesicle and, at later stages, for retinal 
neurogenesis  (Rowan  et  al.,  2004;  Horsford  et  al.,  2005).  Furthermore,  the 
conditional  inactivation  of  shp2  (which  is  required  for  complete  activation  of  FGF 
singling)  at  the  early  optic  vesicle  stage  in  mouse  mutants  results  in  loss  of  vsx2 
expression.  Shp2  conditional  mutants  gain mitf  expression  in  the  NR;  the  affected 







differential  expression  of  transcription  factors:  Pax2  in  the  prospective  optic  stalk; 
Pax6,  Rx,  Lhx2  and  Vsx2  in  the  prospective  NR  and  Pax6,  Otx2  and  Mitf  in  the 
prospective RPE  (Chow and Lang,  2001; Martinez‐Morales  et  al.,  2004; Bharti  et  al., 
2006).  After  patterning  has  occurred,  the  optic  vesicle  undergoes  specific 









cup,  leading  to  a  perfectly  shaped  spherical  eye.  Geometrically,  the  invagination  of 
the optic cup is a complex morphogenetic movement, which comprises different cell 
morphology  changes.  The  invagination  process  has  been  examined  using  histology 
and life imaging in zebrafish embryos. It begins when the most distal part of the optic 
vesicle  contacts  the  overlying  surface  ectoderm.  This  interaction  results  in  the 
specification of the lens placodes, at the surface ectoderm, and precedes both tissues 
invagination (Li et al., 2000).  







becoming a  flat monolayer where  the distance between  the  cell  nuclei  is  increased 
(Kwan et al., 2012). 
Although  there  are  detailed  reports  of  the morphogenetic movements  of  the  cells 







surface ectoderm and  the  cells  from  the presumptive NR get  in  contact  through  F‐
actin‐rich  basal  filopodia.  Basal  filopodia  are  cytoplasmatic  projections  of  the  basal 








ectoderm  and  the  optic  vesicles  may  play  a  role  during  optic  cup  folding,  several 
studies demonstrate that this process can also occur without physical contacts from 
this adjacent  tissue. The  interaction between  retina and  lens ectoderm surface also 
activates  signaling  pathways  that might  contribute  to  the  folding  of  the  optic  cup 
facilitating  its  morphogenesis  (Fuhrmann,  2010).  Previous  studies  in  chick  embryos 
showed that in the absence of pre‐placodal ectoderm (early optic vesicle stage), the 
invagination  of  the  optic  cup  is  perturbed.  However  if  surface  ectoderm  ablation 
occurs later, the optic cup invaginates properly, even without a correct formation of 




cell aggregates are able  to organize spontaneously  into a  retina. These cells  form a 





specific  regulation  of  the  different  optic  vesicle  domains.  These  programs  are 







occur  in  animal  epithelial  sheets  either  by  apical  or  basal  constriction  of  the  cell 
membranes (e.g. Sawyer et al 2010, Gutzman et al., 2008). Both processes require the 
recruitment of the actomyosin network, which is responsible for cell contraction (He 
et  al.,  2010).  Previous  work  in  Drosophila  embryos  showed  that  apical  constriction 
depends on apical polarity complexes and adherens  junctions between cells  (Kolsch 
et  al.,  2007;  Letizia  et  al.,  2011).  Basal  constriction,  which  has  been  studied  in 




Interference  with  the  adhesive  function  of  integrins  impairs  basal  actomyosin 
recruitment and tissue morphogenesis  in both vertebrate and  invertebrate epithelia 
(Martinez‐Morales  et  al.,  2009;  He  et  al.,  2010).  Integrins  are  well‐characterized 
transmembrane  receptor proteins  that mediate  the attachment between a  cell  and 
its  surroundings  (Hynes,  1992).  These  proteins,  localized  within  focal  adhesion 
complexes,  mediate  the  regulatory  effects  of  extracellular  matrix  adhesion  on  cell 










 A)  At  optic  vesicle  stages, 
retina  neuroblasts  are 
organized  in  a monolayer  at  its 
distal part.  
B)  During  the  invagination  of 
the  optic  cup,  the  basal 
membrane  of  the  cells  is 







opo was  identified  in medaka  in  a  large‐scale  screening  using  ENU‐mutagenesis  (N‐
ethyl‐N‐nitrosourea)  as  a  recessive  lethal  mutation  with  full  penetrance  and  low 
phenotypic  variability  (Loosli  et  al.,  2004).  In  opo  mutants,  eye  morphogenesis 





tension  cannot  be  exerted  properly  when  opo  function  is  damage.  Thus,  as 
development  proceeds,  the  optic  cup  does  not  fold  properly  and  therefore,  the 
mutants  show  abnormal  morphologies,  with  large  ventral  openings  in  the  eyes 
(Martinez‐Morales et al., 2009). 
Opo  is  a  developmental  gene  placed  in  a  gene  desert  enriched  with  cis‐regulatoty 
elements. It encodes for a transmembrane protein, localized in the compartments of 




for  integrins  adhesive  function,  basal  actomyosin  recruitment  and  further  a 
directional  cell  movement  (Ezratty  et  al.,  2009).  The  endocytosis  of  integrins  is  a 
clathrin‐dependent  process  regulated  by members  of  the  phosphotyrosine  binding 
(PTB)  family  of  clathrin  adaptors  (such  as  Numb,  Dab2  and  ARH),  which  interact 
directly  with  integrins  and  regulate  their  internalization  (Calderwood  et  al.,  2003). 
This  interaction has been shown to provide a directional cell migration  in HeLa cells 
(Nishimura and Kaibuchi, 2007).  
Opo  functions  as  a  repressor  of Numb and hence  interferes with  clathrin‐mediated 
integrin  endocytosis.  This  antagonism  between  opo  and  numb  controls  focal 
adhesions  turnover and  is  specifically  required  for optic  cup  folding  (Bogdanovic et 
al.,  2012a). Accordingly,  in opo mutants  the  lack of adhesive  function  (i.e. due  to an 
excesive  integrin  internalization)  impairs  basal  actomyosin  recruitment  and 
subsequently optic cup folding. 
These  findings  indicate  that  the basal constriction mechanism that directs  the optic 






Besides  the  optic  cup  defects,  opo mutants  also  show  defects  in  other  epithelial 






migratory  behavior  of  neural  crest  cells.  This  cell  population  is  considered  a 
vertebrate  innovation  and,  accordingly,  chordate  ancestors  lacked  neural  crest 
counterparts (Santagati and Rijli, 2003). 
In  opo  mutants  neural  crest  cells  are  correctly  specified,  however,  they  fail  to 




Analysis  of  the  opo  expression  pattern  in  mouse  has  shown  a  similar  expression 
pattern  to  that  described  in  medaka.  This  includes  craniofacial  neural  crest 
derivatives, skeletal elements, heart and the eyes (Santagati and Rijli, 2003; Mertes et 
al., 2009).  
In  terms of protein conservation,  the Opo carboxy‐terminal motif  is homologous  to 
proteins  present  in  basal  chordates,  echinoderms,  cnidarians  (not  in  protostomes) 
and  in  the  metazoan  basal  lineage.  The  N‐terminal  motif  of  the  protein  can  be 
considered  a  vertebrate  innovation.  Taking  into  account  that opo  has  an  important 
role in the development of organs such as the neural crest, the fins or the chamber‐
shape eye, which are all considered vertebrate novelties, it is likely that opo function 




the  retina,  during  optic  cup  folding.  Interference with  its  activity  impairs  optic  cup 
morphogenesis. Given the crucial role that ojoplano plays during eye and neural crest 
development, and  the  intriguing  link  that  it appears  to have with human hereditary 
diseases,  we  decided  to  analyze  the  enhancers  that  control  its  expression.  The 
localization  and  analysis  of  these  elements  allows  the  investigation  of  upstream 
regulators of  opo.  Furthermore,  the  identification of  these enhancers may establish 
new  links between opo and the TF network  implicated  in early eye development.  In 





To  achieve  this,  I  have  identified  a  collection  of  enhancers  within  opo  locus  by 
enhancer screening, using zebrafish as model organism (Bessa and Gomez‐Skarmeta, 
2011). I generated a collection of stable zebrafish transgenic lines for each enhancer, 

















II. Materials & Methods 
 




The  selection  of  the  highly  conserved  putative  non‐coding  regulatory  elements 
(n=23  conserved  PNREs),  was  carried  out  using  the  VISTA  Browser 
(http://pipeline.lbl.gov/cgi‐bin/gateway2;  (Frazer et al., 2004),  taking as a  reference 
the  human  genome  released  in March  2006  (NCBI36/hg18)  and  using  the  default 
parameters (regions of al least 100 base pairs (bp) and 70% similarity. 
To  localize the epigenetic marks H3K4me1 and H3K27ac  in the human PNREs, ChIP‐
seq  tracks  from  six  human  cell  lines  were  used:  embryonic  stem  cells  (H1hesc), 
mammary  epithelial  cells  (Hmec),  skeletal muscle myocites  (Hsmm),  umbilical  vein 
endothelial  cells  (Huvec),  epidermal  keratinocytes  (Nhek)  and  lungs  fibroblasts 
(Nhlf)  data    (available  in UCSC browser:  http://genome.ucsc.edu/;  (Bernstein  et  al., 
2006;  Mikkelsen  et  al.,  2007).  Four  PNREs  showing  no  conservation  between 
vertebrates, but having high H3K4me1 and H3K27ac signal  in human cell  lines, were 
also  selected.  The  PNRES were  named  according  to  the  genome:  human  genome 
(H), chromosome 6 (6), and the first five digits of the element localization (i.e.: the 
peak localized in chr6:9040802‐9041496 is named: H6:09040; Supp. Tab. 1).  
To  investigate  if  the  conserved  PNREs  were  marked  with  H3K4me1  and  H3K27ac 


























Figure  8.  The  Zebrafish  enhancer  detector  (ZED)  vector.  Contains  two  modules  flanked  by 
Medaka  Tol2  transposase  target  sites  (orange),  that  enables  efficient  transgenesis  in  zebrafish. 
The first module contains the minimal GATA promoter (light blue) driving the expression of eGFP 
(green).  Each  PNRE  was  cloned  upstream  of  this  module  using  the  Gateway  Technology 
recombination  (Gateway  cassette  in  yellow),  activating  or  not  the  GFP  expression.  Two  strong 
insulators  are  present  in  the  ends of  this  first module  to  reduce  the potential  influences  of  the 
regulatory  elements  (dark  pink).  The  second module  contains  the  cardiac  actin  promoter  (light 
blue)  coupled  to  a  red  fluorescent  protein  (RFP  in  red),  which  serves  as  a  positive  control  for 
transgenesis.  The  positive  embryos  should  express  homogeneous  RFP  in  somites  and  heart 
(adapted from Bessa et al., 2009). 









conditions according to the procedures described  in Kimmel et al.  (1995) and  in the 
Zebrafish  Model  Organism  Database  (http://zfin.org;  (Sprague  et  al.,  2003).  All 
developmental  stages  in  this  study  are  reported  in  hours  post‐fertilization  (hpf)  at 









The  ZED  constructs  containing  the  PNREs were microinjected  in  zebrafish  embryos 
using the following procedures. In the day previous to DNA microinjection, the adult 
fish  were  separated  according  to  sex  into  two  different  3  litter  (L)  tanks.  By  the 
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following morning, males  and  females were placed  together  in  a  5L  tank,  provided 
with  a  grid  to  separate  the  adults  from  the  newborn  eggs  (Kimmel  et  al.,  1995). 
Minimums  of  300  fertilized  eggs  were  injected,  at  one  cell  stage,  with  3‐5  nl  of  a 
solution  containing  25 nM of PNRE  construct,  25 nM of  Tol2 mRNA and phenol‐red 




with  a  fluorescent  stereoscope.  Embryos  showing  homogenous  and  strong  RFP 
















6.  Wholemount  RNA  in  situ  hibridizations  and  Fluorescent  RNA  in  situ 
hibridizations (ISH & FISH)  
 
To  synthesize  opo  riboprobes,  total  RNA  was  extracted  from  wild‐type  zebrafish 
strain  at  24hpf  using  Trizol  (TRI  Reagent:  Acid‐guanidine  thiocyanate,  Sigma) 
followed  by  phenol‐chloroform  extraction.  Genomic  DNA  was  then  digested  using 
TURBO Dnase (DNAseI, Boehringer Mannheim) and the mRNA was precipitated with 
7.5M  of  LiCl.  Around  1–5  μg/μl  of  the  total  RNA  was  reversely  transcribed  using  a 
cDNA  synthesis  Kit  (Invitrogen).  The  cDNA  was  used  as  template  to  amplify  opo 
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fragments using the following PCR primiers: 5’ AAGTTGCAGCAGAAGGCTGTGGAG and 





FISH.  ISH  and  FISH  were  preformed  as  described  in  (Neto  et  al.,  2012)  and 







The  genomic  DNA  was  extracted  from  medaka  embryos  (Oryzias  latipes)  with 
phenol:chloroform:Isoamyl  alcohol  25:24:1  (Sigma)  and  washed  with  100%  ethanol. 
This  DNA  was  used  as  a  template  to  amplify  a  5,6kb  region  upstream  of  opo 
transcription  start  site  (defined using RACE experiments  in Martinez‐Morales  et.  al. 
2009)  with  the  following  primers:  5’  GTCAGCTATCACCGCAGTCGTCA  and  5’ 
CCTCACTTCCTTGTGCCGACATG  3’.  After  purification,  the  5,6kb  PCR  product  was 






4C‐seq  assays  were  performed  as  described  in  (Dekker  et  al.,  2002;  Hagege  et  al., 
2007;  Noordermeer  et  al.,  2011;  Splinter  et  al.,  2012).  Newborn  mice  at  stage  E11.5 
were dissociated by collagenase and fixed in 4% formaldehyde. The sample was then 
treated  with  lysis  buffer  (10  mM  Tris‐HCl  pH  8,  10  mM  NaCl,  0.3%  IGEPAL  CA‐630 
(Sigma),  1X  protease  inhibitor  cocktail  (Roche).  Nuclei  were  digested  with  DpnII 
endonuclease  (New  England  Biolabs)  and  ligated  with  T4  DNA  ligase  (Promega). 
Subsequently,  Csp6I  endonuclease  (Fermentas,  Thermo  Scientific)  was  used  in  a 
second  round  of  digestion,  and  the  DNA  was  again  ligated.  Specific  primers  were 
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designed  near  opo  promoter  and  H6:10137  enhancer  (viewpoints),  with  the  online 
program  primer3  v.  0.4.0  (Rozen  and  Skaletsky,  2000).  Illumina  adaptors  were 
included  in  the  primers  sequence.  The  PCRs  were  performed  with  Expand  Long 
Template PCR System (Roche) for each viewpoint, pulled together and purified using 
High  Pure  PCR  Product  Purification  Kit  (Roche).  The  samples were  then  quantified 
using  Quanti‐iTTM  PicoGreen  dsDNA  Assay  Kit  (Invitrogen)  and  submitted  to  deep 
sequencing.  The  analyses  of  the  4C‐seq  were  performed  as  described  in 
(Noordermeer  et  al.,  2011).  Briefly,  raw  sequencing  data  were  demultiplexed  and 
aligned  using  mouse  genome  released  in  July  2007  (NCBI37/mm9)  as  reference. 
Reads located in fragments flanked by two restriction sites of the same enzyme, or in 
fragments smaller than 40 bp were filtered out. Mapped reads were then converted 
to  reads‐per‐first‐enzyme‐fragment‐end  units,  and  smoothed  using  a mean  running 
window algorithm. To calculate the statistically significant targets for each viewpoint, 
the average background level was estimated randomizing data in a window of 2 Mb 
around  each  viewpoint.  The  p‐value  for  each  potential  target  was  calculated  by 







available  in  ECR  browser,  which  detects  DNA‐binding  sites  based  on  sequence 
conservation  (TRANSFAC  7.0  in  http://ecrbrowser.dcode.org/;  (Ovcharenko  et  al., 
2004). In this case the binding sites were predicted with a sequence homology of 63% 
between  human  and  Xenopus  tropicalis.  Additionally  it  was  used  the  JASPAR 
database (http://jaspar.genereg.net; (Bryne et al., 2008). JASPAR database contains a 
collection of DNA‐binding sites for transcription factor, modeled as matrices that are 




Zebrafish  Model  Organism  Database  (http://zfin.org/;  (Sprague  et  al.,  2003)).  The 
transcription  factors  that  shared  a  common  expression  pattern  with  the  H6:10137 







The  Vsx2  DNA‐binding  sites  in  the  H6:10137‐ZED  construct  were  mutated  by  PCR, 
using QuikChange Multi Site‐Directed Mutagenesis Kit (Agilent technologies) with the 
mutagenic  primers:  3’CTATTTTACATTTTCTTAATcgcCAAATCTTAATCTTGACTTTAATG’5 
(mutH6:10137del)    and  3’CATTATTAGCGGTCTctgCTTGAAGTTATATCAATGTTAGT’5 
(mutH6:10137del1),    following the manufactures protocol. After sequence disruption 
confirmation  by  sequencing,  the  mutagenic‐H6:10137  construct  (mutH6:10137) 
together with the H6:10137 enhancer construct were injected in wild‐type zebrafish at 





Vsx2  splicing  morpholinos  (vsx2MOs)  were  obtained  from  Gene  Tools:  I1E2MO:  5’‐ 
TCATCTGAATCTGTAACATGGAGGA‐3’ blocks a splicing acceptor between Intron 1 and 
Exon  2,  E2I2MO:  5’‐TTTTCTTTAAGCCCACCTGTGTCGT‐3’  blocks  a  splicing  donor 
between Exon 2 and Intron 2. 
Both morpholinos were separately injected at one‐cell stage in wild‐type strain and in 
the  transgenic  lines:  Tg(H6:10137)  and  Tg(vsx3GFP:caax),  in  a  concentration  of  8,5‐
13ng  per  embryo.  When  co‐injected  in  a  wild‐type  strain,  the  concentrations  used 
were  6‐10ng  for  each  vsx2MO.  P53  morpholino  (p53MO:  5‐
GCGCCATTGCTTTGCAAGAATTG‐3  (Langheinrich  et  al.,  2002),  was  co‐injected  with 
vsx2MOs  in a concentration of 4‐6ng per embryo. Control embryos were  injected  in 
parallel  with  water  and  p53MO  alone.  To  assess  the  morpholino  efficiency,  cDNA 
samples were obtained  from 24hpf  sectioned heads  and  total  embryos,  from both, 
controls and morphants embryos, using Trizol  for the mRNA extraction followed by 
cDNA  synthesis,  as  described  before  (section  6).  The  cDNA  samples  from  both 
morphant  and  control  embryos  were  also  used  to  quantify  opo  expression  levels 
quantification by RT‐qPCR (see section below). 
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The  amplification  of  the  vsx2  transcripts  in  both morphant  and  control  cDNAs was 
done  by  RT‐PCR  using  the  following  primers:  I1E2MOfw:  5’‐ 
AGCACACTGGACTCCTTCCCCG‐3’;  E2I2fw  5’‐  GGGATTAATTGGGCCTGGAGGTAT‐3’; 







using a forward primer placed in second exon: 5’CGGTCTTCGCTGTAGATGC’3       and a 
reverse primer placed in third exon: 5’GACGGCGTAGAGGAATAATG’3. The results were 
normalized  with  eif1a,  as  a  house‐keeping  gene,  amplified  with  5’‐





The  eyes  of  both,  vsx2MOs  injected  embryos  and  its  respective  controls  were 
observed at 24hpf, using a  fluorescent scope coupled with a photo camera (SZX16–
DP71,  Olympus).  Photos  were  taken  with  the  same  parameters  of  magnification, 
sensitivity  and  exposition  in  both  transmitted  light  and  fluorescent  conditions.  The 
GFP  quantifications,  the  eye  ventral  openings  angles,  the  retina  length  and  the 
forebrain height were measured for each embryo with ImageJ1.45q (Wayne Rasband, 
National Institute of Health, USA). The retina length values were normalized with the 





The  total  RNA  extraction  and  cDNA  conversion  from  zebrafish  wild‐type  embryos 
were preformed as above mentioned  in  section 6. The vsx2  cDNA was amplified by 
PCR  using  the  primers  5’‐GGACCGACTCGAAAGCAAAG‐3’  and  5’‐
TTAACGCACAAGCCCAAGTC‐3’.  The  PCR  products  were  cloned  into  pCS2+  vector 





the DNA  template was  eliminated.  Vsx2 mRNA was precipitated with  7.5M LiCl  and 
quantified. The injections of the Vsx2mRNA were preformed in zebrafish wild‐type at 
one cell  stage  (200pg and 340pg  per embryo). At 24hpf  the  injected embryos were 
processed for total RNA extraction followed by cDNA synthesis as mentioned before. 











samples  were  stored  at  ‐20ºC  as  input  and  the  rest  was  immuno‐precipitated 
overnight  with  pre‐bounded  antiGFP‐Dynabeads  (Sigma).  Then,  the  immuno‐
precipitated DNA fragments and the Input sample were subjected to DNA extraction 
with  phenol:chloroform:Isoamyl  alcohol  25:24:1  (Sigma)  and  washed  with  100% 
ethanol.  RT‐qPCRs  were  preformed  using  the  following  primers:  5´‐ 
CAGTGAAGAAGGAAAGCATGG ‐3´and 5´‐ TGCATCTTACAGAAGAAGAGA ‐3´ for H6:10137 
enhancer;  5´‐GTACCGATTTAATACTGTGG‐3´  and  5´‐CAGTATAGCATACGCTTTTA‐3’  for 
Vsx1  (positive  control  obtained  from:  (Clark  et  al.,  2008));  5´‐ 
CTCTCAAATCCGGAGATGCT‐3´  and  5´‐GAAGCTCTCCACACACATGG‐3´for  Ef1a 
(housekeeping  gene  used  as  negative  control).  The  recovery  of  the  H6:10137 
sequence  from  the  immuno‐precipitated  sample  was  compared  to  the  recovery  of 



















To  explore  the  regulatory  logic  within  the  opo  landscape,  putative  non‐coding  cis‐
regulatory  elements  (PNREs)  were  identified  on  the  bases  of  their  conservation  in 
vertebrate  genomes  as  detected  by  phylogenetic  footprinting.  The  comparison 
between  the  genomes  of  mammals  and  teleosts  allowed  the  identification  of  23 







The  majority  of  the  conserved  PNREs  revealed  the  presence  of  typical  epigenetic 
marks  for  constitutive  (H3K4me1)  and  active  (H3K4me1  and  H3K27ac)  enhancers, 
when  compared  to  previously  published  data  from  chip‐seq  analyses  in  human  cell 
lines  (Bernstein  et  al.,  2006;  Mikkelsen  et  al.,  2007)  and  zebrafish  embryogenesis 
(Bogdanovic et al., 2012b) (Supp. Tab. 1‐2). In 48% (n=11) of the PNREs, H3K4me1 and 
H3K27ac marks were observed in at least one human cell type and/or during zebrafish 















The  selected  elements were  analyzed by  transgenesis  assays  in  zebrafish  using  the 
ZED vector (Bessa et al., 2009), a Tol2 mediated transgenesis shuttle that allows the 
integration of  the humans PNREs  in  the zebrafish genome. The progeny  (F1) of  the 
putative  transgenic  fish  (founders)  was  screened  for  reproducible  GFP  expression 
patterns between different  founders. We observed that 44%  (n=12) of  the elements 
were  able  to  activate GFP expression.  These elements were  all  conserved between 
vertebrates  (Supp.  Tab.  3).  However,  from  these  12  elements,  only  9  behaved  like 






Table  2.  PNREs with  GFP  activity. Classification  according  to  the  presence  of  reproducible  GFP 
patterns between founders. If a PNRE shows similar GFP patterns in 3 or more different founders 










Figure  12.  Summary  of  the  enhancer  screening  within  the  opo  locus. A)  Percentage  of  PNREs 
acting as tissue‐specific enhancers B) The opo regulatory landscape in the human genome (hg18 ‐ 
chr6: 8936346‐10570697, adapted from UCSC Genome Browser), showing sequence conservation 







The  analysis  of  PNREs  in  the  opo  landscape  revealed  that  this  locus  is  enriched  in 




The  GFP  expression  patterns  of  the  nine  enhancers  found  in  the  human  opo  locus 
were  analyzed  spatially  and  temporally,  during  zebrafish  development.  The 
enhancers  did  not  display  redundant  expression  patterns.  However,  they  share 

























































































Table  3.  Opo  locus  enhancers  expression  patterns.  GFP  expression  patterns  during  zebrafish 








Figure  13. GFP expression pattern of opo  locus  enhancers. A‐F) Arrowheads: midbrain‐hindbrain 
boundary (mhb); branchial arches (ba); forebrain (fb); ear (e); palate (pl);  jaw (j); hindbrain (hb); 
midbrain (mb); pituitary gland (pg); olfactory bulbs (ob); hyoid arch (ha); lens (l); pectoral fin (pf); 










the  control  of  the  opo  promoter  region  (opo5kbup:GFP) was  generated.  This  5  Kb 
genomic region was isolated from the compact medaka genome, taking advantage of 
the  precise  definition  in  medaka  of  the  transcription  starting  site  of  the  gene,  as 
determined  by  RACE  experiments  in Martinez‐Morales  et.  al.  2009.  The  expression 
patterns  obtained  from  both  analyses  were  similar  (Figure  14  and  Supp.  Fig.  3) 
although not completely overlapping. Expression starts at around 16hpf  in the optic 
vesicle and central nervous system. At 24hpf, opo is expressed in cranial neural crest 
derivatives,  inner  ear,  pronephros,  and  particularly  in  the  anterior  CNS,  including 
retina,  forebrain  and  midbrain‐hindbrain  boundary.  By  48hpf,  opo  is  present  in 
craniofacial structures derived from cranial neural crest; like jaw, palate, and branchial 
arches.  The  comparison  of  the  GFP  pattern  of  each  enhancer  with  the  global 





Figure  14.  Opo  expression  pattern  analyses.  Panel  1:  A‐C)  whole  mount  fluorescent  in  situ 
hybridizations  (FISH); D‐F) whole mount  in  situ  hybridizations. Dashed  lines:  cranial neural  crest. 
Arrowheads: (br) basal side of the presumptive neural retina; (cnc) cranial neural crest cells; (ba) 
branchial  arches;  (h)  heart;  (rcmz)  retina  at  ciliar  marginal  zone;  (mhb)  midbrain‐hindbrain 








The  5  kb  of  opo  promoter  region  includes  H6:10137  enhancer  inside,  which  is 
expressed exclusively  in  the neural  retina. Accordingly, opo prmoter  region displays 
specific GFP expression in neural retina. Although, this 5kb region also dirves the GFP 
expression to the cranial neural crest, but not  in forebrain, midbrain, pronephros or 
fins. We  could not  find  any  cranial  neural  crest  enhancer  in  this  regions  suggesting 
that  we  were  unable  to  identify  all  regulatory  elements  using  phylogenentic 
footprinting and epigenetic marks criteria. 
 
The  majority  of  the  expression  patterns  associated  to  the  enhancers  were  not 
exclusive  in  one  tissue,  but were  instead  expressed  in multiple  tissues  at  the  same 






















the  nuclear  environment  of  opo  locus,  we  employed  the  Circularized  Chromosome 
Conformation  Capture  technique  followed  by  deep  sequencing  of  the  obtained 
fragments  (4c‐seq).  This  technique  allows  the  the  genome‐wide  detection  of  the 
interactions between opo promoter (viewpoint) and its surroundings (Figure 16).  
For  the 4C  analysis we use mouse genetic material  at  stage E9.5,  corresponding  to 
the onset of expression of opo during development (Mertes et al., 2009). Ideally we 
should  use  genetic  material  from  zebrafish  or  human,  taking  in  account  that  our 
study is done using human sequences and using zebrafsh as model organism.  We did 
not  use  human  genetic  material  because  it  is  inaccessible.  The  zebrafish  genentic 







Figure  16.  4C  analysis  in opo  locus. 4C analysis with  a  fixed  fragment  (dashed black  line)  in opo 
shows that opo promoter contacts (light green bars) with 5 of the 9 enhancers indentified in opo 
locus  (red  numbers:  1‐H6:09040;  2‐  H6:09516;  3‐  H6:09563;  4‐  H6:09949;  5‐  H6:10137);  Another 













The  4C  analyses  were  also  preformed  using  the  H6:10137  enhancer  as  viewpoint 
(Figure 17). The obtained data revealed that H610137 enhancer is contacting the opo 







Figure  17.    4C  analysis  in opo  locus  landscape  using opo  promoter  and H6:10137  as  viewpoints. 
Fixed fragments used as viewpoints are represented as black lines. The interactions between the 
PNREs  (orange)  and  the  enhancers  (red)  with  the  opo  promoter  and  H6:10137  enhancer  are 




enhancer  suggests  that  it  may  be  a  key  regulator  of  opo  expression  in  the  retina. 
Thus,  in  order  to  identify  putative  up‐stream  regulators  of  opo,  the  H6:10137 




To  search  for  conserved  transcription  factor  (TF)  DNA‐binding  sites  within  the 
H6:10137  sequence,  we  used  MultiTF  alignment  tool  from  the  ECR  browser 
(Ovcharenko  et  al.,  2004).  Through  this  method,  a  list  of  56  TFs  binding  sites 
conserved  between  human  (hg18)  and  xenopus  (xenopus  tropicalis)  was  obtained 
(Supp. Tab. 5). Additionally, the JASPAR Database (Bryne et al., 2008) identified a list 
of  20  TFs  binding  sites  with  a  score  >  10  (Supp.  Tab.  6).  The  combined  list  of 
transcription  factors  was  then  examined  in  order  to  verify  which  TFs  shared  a 
common expression  pattern with H6:10137.  To  this  end  the  expression  annotations 




These  investigations  revealed  a  number  of  transcription  factors  expressed  in  the 
retinal tissue, such as Vsx2, Rx, Vsx1, Brca. Among them, the homeobox transcription 
factor Vsx2 (also called Chx10 in mammals) showed a neural retina specific expression 
pattern  (Liu  et  al.,  1994;  Vitorino  et  al.,  2009)  that  resembled  most  the  spatio‐
temporal activation of H6:10137 (Figure 18‐A,B). The comparison of the data obtained 
with  ECR  and  JASPAR databases,  indicated  the presence of  two  conserved binding 
sites for Vsx2 (Zou and Levine, 2012)  in H6:10137: BS1:142‐151bps, detected both with 
ECR and JASPAR; and BS2: 678‐687bps, detected only with ECR. These binding sites 










Human:  Mar.  2006  (NCBI36/hg18);  Mouse:  July  2007  (NCBI37/mm9);  Xenopus:  Nov.  2009  (JGl 
4.2/xenTro3); Medaka: Oct. 2005 (NIG/UT MEDAKA1/oryLat2). 
 
The  presence  of  these  conserved  binding  sites  indicate  a  possible  interaction 














The  enhancer  capacity  of  mutH6:10137  (activation  of  GFP  expression  in  the  neural 
retina)  was  compared  with  that  of  H6:10137  in  mosaic  embryos  (F0)  produced  in 
transient  zebrafish  transgenic  assays.  As  positive  control  for  transgenesis  (RFP 
expression in somites and heart) was observed at 48hpf in both cases (Figure 20) and 








Figure 20.  Transgenesis  assays of mutH6:10137 and H6:10137. A‐A’) H6:10137  transgenic embryos 
(F0 ‐ mosaic) expressing GFP in two retina cells and RFP in heart and somites, (arrowheads); B‐B’) 
mutH6:10137 transgenic embryos (F0  ‐ mosaic) without GFP activity  in retina cells and expressing 









should  also  affect both H6:10137  activity and  opo  expression  levels.  To  address  this 
point,  we  designed  splicing  morpholinos  against  vsx2,  to  produce  a  knockdown 
condition. 
Two splicing blocking morpholino oligonucleotides (MO) were designed: I1E2MO and 
E2I2MO,  affecting  the  splicing  of  introns  1  and  2  respectively.  Both  MOs  generate 
aberrant  transcripts,  as  assessed  by  RT‐PCR  amplification  from morphant  embryos 
cDNA. Sequencing of these transcripts confirmed splicing disruption of Vsx2 mRNA in 
morphant embryos (Figure 21‐ A, B).  




embryos  (i.e.  the  stable  H6:10137  transgenic  line).  GFP  activity  in  Tg[H6:10137] 
morphant  and  control  embryos  was  examined  from  18  to  24  hpf.  In  addition  to 










Figure  21. Vsx2  knockdown using  splicing morpholinos. A) The  zebrafish vsx2  transcript.  Exon  1 
(E1); Exon 2 (E2); Exon 3 (E3); Exon 4 (E4); Introns are represented as dashed lines; the length of 
both  Introns and Exons  is  represented above. RT‐PCR primers are represented as  two arrows at 
transcript ends. Vsx2MOs are  represented  in green. B‐C) RT‐PCR of E2I2MO and  I1E2MO  injected 
embryos at 24hpf and respective controls (wild type embryos) showing the morphants’ aberrant 
transcripts with the inclusion of Intron 2 in E2I2MO (+692bp), and Intron 1 in I1E2MO (+398bp). In 
both  conditions  the amount of native  transcript  (Wt:  498bp)  is  reduced when  compared  to  the 
controls, however the reduction is more evident in the E2I2MO embryos. D‐F) GFP activity in vsx2 
morphant embryos  is reduced when compared to the controls (the eye  is marked with a dashed 
line).  G)  GFP  detection  in  morphant  embryos  is  significantly  reduced  when  compared  to  the 










respectively. Then we used RT‐qPCRs  to quantify opo  levels  in vsx2  knockdown and 
vsx2  over‐expresing  embryos  at  24hpf.  These  quantifications  showed  a  significant 
















According  to  the  previous  results,  Vsx2  regulates  the  activity  of  the  H6:10137 
enhancer and consequently opo expression  levels. To confirm that this  regulation  is 
direct we performed ChIP‐qPCR assays (Chromatin Immunoprecipitation followed by 
quantitative  PCRs).  To  this  end  we  generated  a  GFP_Zfvsx2  fusion  and  its 
corresponding  RNA  was  injected  into  one‐cell  stage  embryos  (see  methods).  Then 








Figure  23.  H6:10137  is  a  direct  target  of  Vsx2. A)  Confocal microscopy  image  of  epidermal  cells 
injected  with  vsx2GFP‐mRNA,  showing  the  nuclear  localization  of  the  mRNA  (arrow  heads)  at 
24hpf.  B)  Using  chromatin  extracts  of  vsx2GFP‐mRNA‐injected  embryo  heads  a  ChIP‐qPCR  was 





These  findings  confirm  that  the  H6:10137  enhancer  is  a  direct  target  of  the 




To  investigate  the  role  of  vsx2  during  eye  morphogenesis,  optic  cup  folding  was 
analyzed  in  vsx2  morphants.  Embryos  were  obtained  from  several  independent 
injections  of  the  above  mentioned  vsx2MOs  (I1E2MO  and  I2E2MO).  The  p53 
morpholino (p53MO) was co‐injected with vsx2MOs at  100uM to avoid the reported 
increased apoptosis artifacts (Langheinrich et al., 2002). Control embryos were either 
injected  with  100uM  of  p53MO  or  uninjected  wild  type  embryos  were  used  as  a 
reference.  Injections were performed on  the background of  the Tg(vsx2.2:GFPcaax) 
line, which was generated  in our  laboratory using  the Medaka vsx2.2 promoter and 
GFPcaax  as  reporter  gene.  This  line,  in  which  neural  retina  membranes  are 
fluorescently  labeled,  facilitates  the  analysis  of  morphant  phenotypes.  As  a 
transgenesis control, this line also expresses GFP in the heart (Kwan et al., 2007).  
The  phenotype  analysis  shows  that  both  vsx2MOs  were  able  to  affect  eye 








 Micorftalmia  and  ventral  opening  phenotypes  overlap  in  40%‐50%  of  the  affected 
embryos.  The  complete  absence of  the  eye  (anoftalmia) was observed  in  the most 
severe  cases  (see  Figure  23).  Interestingly,  the  E2I2MO morphant  embryos  showed 
stronger  eye  defects  than  the  I1E2MO‐injected  embryos  (see  Figure  24‐  E,  F).  This 
correlates with  our  previous  finding  showing  that  in  fact  E2I2MO  induces  a  deeper 
knockdown of vsx2 mRNA than I1E2MO. 
To  test  for  the  specificity  of  the  morphant  phenotype,  vsx2‐mRNA  was  coinjected 
Results  
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with  E2I2MO.  The morphant  phenotype was  significantly  rescued  in  47%  of  the  co‐





Figure  24.  Phenotypical  defects  of vsx2MOs‐injected  embryos. A‐A’) wild  type  control  embryos 
showing no eye defects; B‐C) Eye defects in vsx2MO‐injected embryos (retinas are marked with a 
dashed  line),  miroftalmia  (B)  and  ventral  opening  (C);  D)  vsx2MO‐injected  embryos  with 
anoftalmia;  E)  vsx2  morphant  embryos  show  significant  phenotypic  eye  malformations  when 
compared  with  controls.  In  the  co‐injected  embryos  with  E2I2MO  and  vsx2‐mRNA,  the  %  of 







observed  in  previous  studies  in  zebrafish  at  later  stages  (Vitorino  et  al.,  2009)  and 
also  in  vsx2  Knockout mice models  (Burmeister  et  al.,  1996).  Although  our  analysis 
was performed at earlier stages (20 to 25hpf), when such malformations are harder 
to  identify,  we  were  also  able  to  observe  eye  reduction  defects  in  over  30%  of 
knockdown  embryos  (Figure  24,  Supp.  Tab.  8).  Interestingly,  retinae  in  morphant 






control  embryos  that  showed  ventral  openings  in  a  range  of  0°  to  20°.  E2I2MO 
injections  produced  even  stronger  phenotypes,  with  23%  of  morphant  embryos 





Figure  25.  Vsx2  morphants:  Ventral  opening  retinas  measurements.  A‐A’)  control  wild  type 
embryos; heart  (h); B‐C’) vsx2MO morphant embryos showing ventral opening retinas higher than 
80°; D) Medaka opo mutant expressing rx2::mYFP (a and e) wild type rx2::mYFP medaka embryo 
(b  and  f)  (Martinez‐Morales  et  al.,  2009);  E‐E’)  control  wild  type  embryos  (dorsal  view).  F‐F’) 
E2I2MO‐injected embryo showing retinae ventral opening (dorsal view). The basal curvature of the 







enhancer.  Defects  in  vsx2  function  result  in  a  down‐regulation  of  opo  expression,  and 























This work  provides  new  insight  into  the  regulation  of  the opo  gene  in  vertebrates. 






Organogenesis  requires  the  dynamic  control  of  gene  expression,  which  in  turn 
involves  the activity of non‐coding cis‐regulatory elements  (CREs)  spread over  large 
genomic  distances.  The  regulatory  landscape  is  defined  by  the  interactions 
established  by  the  CREs  and  specific  gene  promoters.  Understanding  the  logic  of 
regulatory landscapes is essential to interpret how basic genetic programs operate in 
the context of both development and disease. 
In  this  work  we  focus  on  ojoplano,  a  developmental  gene  essential  for  both  eye 
morphogenesis and craniofacial development. We dissect out the CREs that regulate 
its  expression  during  these  key  developmental  events;  we  make  correlations 
between  these  new  regulatory  elements  and  the  control  of  opo  expression,  and 






craniofacial  structures  such as  the  jaw and  the palate.  They were also expressed  in 
the  central  nervous  system,  including  the  eye,  and  in  sensory  organs,  like  the 
olfactory  bulbs  and  dorsal  root  ganglia.  When  the  expression  of  opo  (Martinez‐
Morales  et  al.,  2009;  Mertes  et  al.,  2009)  and  its  enhancers  were  analyzed,  we 
observed  that when  summed  together  the enhancers expression  fully  recapitulates 
the  opo  expression  pattern.  This  indicates  that  this  short  collection  of  enhancers 
might account for a substantial part of the opo gene regulation. 
We  also  analyze  the  expression  of  a  5kb  region  upstream  of  the  opo  start  site 
(opo_5kbup). This region, that includes the opo promoter and the H6:10137 enhancer, 
was  also  able  to  drive  GFP  expression  to  the  neural  retina,  thus  confirming  the 
Discussion 
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enhancers, which  our  combined  phylogenetic  footprinting  and/or  epigenetic marks 
analyses  failed  to  identify.  The  presence  of  additional  enhancers  in  this  region 





global  analysis  of  the  opo  promoter  interaction  map  by  4C  (Circular  Chromosome 
Conformation  Capture).  This  analysis  allows  both  the  examination  of  the 
chromosomal  architecture  of  an  entire  locus  in  a  systematic  manner,  and  also  to 
validate  specifically  whether  the  identified  enhancers  are  contacting  the  opo 
promoter  or  not.  The  data  we  obtained  from  this  validation  suggests  that  the 
majority  of  enhancers  are  establishing  physical  contacts  with  the  opo  promoter. 
Additionally,  we  found  three  elements  (PNREs)  not  defined  as  enhancers  in  our 
analysis  that  also  established  significant  contacts  with  the  promoter:  H6:09813, 
H6:09815; H6:09892 (Figure 13‐A). In terms of enhancer activity, at least one of them, 
H6:09813, drove GFP activity. However, the GFP expression was not tissue‐specific in 
the  progenies  of  the  different  identified  founders  (Tab.  2).  In  these  cases,  it  is 




laboratory, we also decided to explore  in detail  the  interaction map of the H6:10137 
enhancer;  which  is    expressed  exclusively  in  the  neural  retina  during  eye 
morphogenesis. In agreement with the expression pattern analysis, the resulting data 
showed  significant  interactions  between  the  H6:10137  enhancer  and  the  opo 
promoter, suggesting that H6:10137 does directly regulate opo expression during eye 
development.  More  functional  studies  need  to  be  performed  to  clarify  if  this 




the  possibility  to  generate  chromosomal  lesions  (insertions/deletions)  in  the 





the  context of  human hereditary diseases. As mentioned before,  in  humans, opo  is 
called Ofcc1, which  stands  for Oro Facial Cleft Candidate  1.  The gene was given  this 
name due to its association with orofacial cleft (OFC) syndrome (Davies et al., 2004; 
Murray  and  Schutte,  2004),  a  birth  defect  caused  by  abnormal  facial  development. 
The  fact  that  opo  mutant  fish  show  defects  in  craniofacial  structures  like  jaw, 
branchial arches and palate  (Martinez‐Morales et al., 2009),  further strengthens the 
link  between  opo  and  this  birth  defect.  Previous  work  form  Davies  et  al.,  (2004) 




clones  for  each  identified  breakpoint  region:  Breakpoint  case  1:  AL031906  and 
AL159986;  Breakpoint  case  2:  AL031904;  as  well  as  Breakpoint  case  3:  AL031122 
(Davies et al., 2004). With this information available, we have now investigated if any 
of  the opo  locus  enhancers  found  in  this  study were  localized within  the  identified 
translocation breakpoint cases. We established that enhancers H6:09516, H6:09563, 







Figure 26. OFC breakpoints  in the opo  regulatory  locus. Graphic representation of the opo  locus 
(hg18  ‐  chr6:8,961,047‐10,550,262),  showing  the  localization  of  the  PNREs  collection  (blue),  the 
newly  identified  enhancers  (red)  and  the  translocation breakpoints  reported by Davies  et  al.,  in 
2004  (pink  shades).  Enhancers  H6:09516  (A),  H6:09563  (B),  H6:09601  (C)  and H6:09617  (D)  are 
localized  within  the  region  including  the  breakpoint  corresponding  to  the  OFC  patient‐case  2 
(t(6;9)(p24;q22.3)).  Enhancer  H6:10137  (E)  is  localized  within  the  region  of  the  breakpoint 
corresponding  to  the  OFC  patient‐case  3  (t(6;9)(p24.3;p23))  (adapted  from  UCSC  Davies  et  al., 










structures  suggests  that  they may  contribute  to  craniofacial  development.  If  this  is 
the  case,  then  the  translocations  between  chromosome  6p24  and  chromosome  9 
would disrupt the cis‐regulatory activity of the neural crest opo enhancers. Whether 






As well  as with OFC,  the opo  locus  has  also been associated with mental disorders, 
such as schizophrenia and Tourette’s syndrome (TS) (Straub et al., 2002; Sundaram et 
al., 2011). There are several genetic markers located within opo locus associated with 
schizophrenia  (D6S470;  D6S940;  D6S340),  especially  in  family  cases  where  the 
disease  is  related  to  cognitive  defects  (Straub  et  al.,  2002;  Hallmayer  et  al.,  2005). 
Similarly, a novel single nucleotide variant was identified within the opo locus  in two 
TS  patients  with  different  pedigrees  (Comings  et  al.,  1984;  Sundaram  et  al.,  2011). 
Interestingly,  many  of  these  genetic  landmarks  are  located  in  non‐coding  regions, 
which  suggests  that  causative  mutations  for  these  diseases  could  occur  in  cis‐
regulatory elements spread over the opo locus. Here, we observed that the majority 










Vsx2  is  a  major  gene  in  neural  retina  specification  (Rowan  et  al.,  2004).  This  TF  is 
required  to  initiate  the  neural  retina  specification  program  by  suppressing mitf,  a 
retina  pigmented‐epithelium  patterning  gene,  in  the  neural  retina  progenitor  cells. 
The vsx2‐mediated repression of mitf expression prevents mitf from implementing an 
RPE differentiation program in the developing neural retina (Horsford et al., 2005).  
The  mutation  of  vsx2  is  associated  with  microftalmia,  which  has  been  reported  in 
humans and mice (ocular retardation mutant) and is caused by a decrease in the cell 
proliferation  rate  (Burmeister  et  al.,  1996).  Despite  these  observations,  no 
morphogenetic defects have been reported in mammals so far. Previous knockdown 
studies  in zebrafish at 48hpf also reported microftalmia and anoftalmia phenotypes 
(Barabino  et  al.,  1997;  Vitorino  et  al.,  2009).  One  of  these  reports  (Barabino  et  al., 





two  conserved  Vsx2  DNA‐binding  sites.  Here,  we  tested  the  putative  connection 
between vsx2 and H6:10137 by mutagenesis assays for H6:101137, as well as with vsx2 
knockdown experiments. Furthermore, we confirmed the association between Vsx2 
and  the  enhancer  H6:10137  through  the  detection  of  physical  interactions  by 
chromatin  immunoprecipitation  (ChIP)‐qPCR.  Taken  together,  these  experiments 
confirmed  that  H6:10137  enhancer  activity  depends  on  Vsx2  binding,  and  also  that 
H6:10137 is a direct target of Vsx2 during optic cup folding. 
In our vsx2 morphant embryos, microftalmia, anoftalmia and retinal flat morphology 
were also present  at  early  stages of  eye development.  This,  in  addition  to previous 
experiments  showing  that  the  expression  levels  of  opo  were  reduced  in  vsx2 
morphants, further support the hypothesis that vsx2 plays a key role during optic cup 
folding,  as  an  upstream  regulator  of  opo.  The  similarities  in  morphology  observed 
between ventrally‐opened vsx2 morphant and opo mutant retinae are also in line with 
this  possibility.  The  evaluation  of  opo  expression  levels  and  eye morphology  upon 
vsx2 targeted mutation in a teleost model should provide an ultimate demonstration 
for this hypothesis in the future. 
During  early  eye  development,  the  neural  retina  precursors  activate  a  genetic 
program that specify their cellular identity and is responsible for their morphological 
transformation during optic cup folding. It has been shown that this program acts in a 
tissue‐autonomous  manner,  being  to  a  large  extent  independent  of  neighboring 
tissues  (Eiraku et  al.,  2011).  Previous  studies  in medaka also demonstrate  that optic 





suggest  that vsx2 may not be necessary only  to confer  identity  to  the neural  retina 
precursors, but also to specify their morphogenetic behavior. It  is likely that this cell 






In  contrast  to  our  observations  in  zebrafish,  eye  morphological  defects  are  not 
observed  in  vsx2  mutant  mice  (Burmeister  et  al.,  1996).  Several  explanations  may 
account for this discrepancy. It is known that ocular retardation mutants can show a 
range  of  variability  in  the  severity  of  the  phenotype,  predicting  the  presence  of 
genetic  interactors  (Rowan  et  al.,  2004).  This  observation  suggests  a  complex 
network of interactions during retinal specification. In line with this, we observe that 
the  overexpression  of  vsx2  is  not  sufficient  to  induce  ectopic  expression  of  the 
H6:10137 enhancer. This finding may be explained by the fact that the eye enhancer 
also shows putative binding sites for other well known eye specifiers (i.e. rx and crx; 
Supp.  Tables  5  and  6).  These  transcription  factors  may  have  different  regulatory 
































gene;  all were highly  conserved and  the majority  (78%)  show both H3K4me1 
and H3K27ac marks in human cell lines and zebrafish. 
 
3. The  total  sum  of  the  enhancers’  expression  patterns  recapitulates  the 
expression pattern of the opo gene. 
 
4. Only  one  enhancer  was  found  to  be  expressed  exclusively  in  early  retina 
(H6:10137);  most  expression  patterns  were  detected  in  the  central  nervous 
system, neural crest and craniofacial structures. 
 
5. The  study  of  the  interaction  profile  of  the  opo  promoter  with  its  genomic 
neighborhood  confirms  that  most  of  the  identified  enhancers  contact 
physically the promoter. 
 





8. opo  expression  itself  depends  on  vsx2:  it  is  up‐regulated  in  vsx2  over‐
expressing  embryos,  and  down‐regulated  in  vsx2  knock‐down  embryos  at 
24hpf. 
 
9. Knockdown  of  vsx2  in  zebrafish  embryos  results  in  a  range  of  eye  defects, 
including: ventral retina openings, microftalmia, and anoftalmia. 
 



















Supp. Fig.  1. The opo  regulatory  landscape. Localization:  (hg18 2006)  in chr6:8936346‐10570697. 
Genes: ofcc1 and transcription factor AP2 alpha.  In Purple: H3K4me1 peaks for the sum of the six 
human cell  lines marks.  In Green: H3K27ac peaks for the sum of the six human cell  lines.  In grey 
conservation  between  mammals  and  teleosts.  In  red:  conserved  PNREs  selected  for  enhancer 

















Supp.  Tab.1.  PNREs  characterization. Last  column color  code‐ Orange:  conserved elements with 
H3K4m1 marks, in human or zebrafish. Red: conserved elements with H3K4m1 and H3K27ac marks, 














































Supp.Tab.  4.  ECR  Browser  results  for  transcription  factor  binding  sites  in  H6:10137  enhancer. 
Transcription  Factors  Multif  alignments  in  the  H610137  conserved  sequence  between  humans 























Supp.  Tab.  6.  Percentage  of  phenotypic  malformations  and  anoftalmia  in  vsx2  morphant 



































Supp.  Tab.  8.  Percentage  of  ventral  opening  angles  in vsx2 morphant  embryos. Data  obtained 
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